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O arroz é um dos cereais mais produzidos no mundo, e o Brasil destaca-se no 
mercado orizícola como nono maior produtor e oitavo exportador mundial. Recentemente, 
um complexo de espécies do nematoide das galhas (NG), do gênero Meloidogyne, foi 
detectado nos estados de Santa Catarina e Rio Grande do Sul, causando danos às 
plantações de arroz irrigado. Dentre as espécies destacam-se M. graminicola, M. javanica e 
outras três espécies com perfil de esterase atípico. A correta identificação e caracterização 
dessas espécies de Meloidogyne são imprescindíveis para estudos futuros visando o manejo 
adequado em áreas de arroz irrigado. As espécies desse gênero relatadas no arroz são de 
difícil identificação, especialmente pelas semelhanças morfológicas. O uso de cultivares 
resistentes ainda é o método de controle mais eficiente para os nematoides das galhas e, 
infelizmente, as fontes de resistência na espécie Oryza sativa são muito restritas. Neste 
estudo, foi relatado pela primeira vez no Brasil a presença da espécie M. oryzae, no estado 
de Santa Catarina, parasitando o arroz irrigado. Estudos morfológicos mostraram 
características típicas da espécie como a morfologia do estilete de machos e fêmeas e o 
formato e comprimento da cauda do juvenil de segundo estádio e o perfil de esterase 
espécie-específico (O1, Rm: 1,2), caracterizado para a espécie. Também foram conduzidos 
estudos citogenéticos e moleculares que ajudaram a esclarecer a posição filogenética dessa 
espécie de reprodução partenogenética mitótica, diferindo completamente de M. 
graminicola, por exemplo, uma espécie com reprodução partenogenética meiótica 
facultativa. Foram apresentados dados sobre a variabilidade genética das populações de 
Meloidogyne encontradas em arroz, através dos marcadores neutros AFLP e RAPD. 
Meloidogyne graminicola apresentou uma alta percentagem de polimorfismo (75,2%) e M. 
oryzae apresentou uma menor variabilidade (12,9%), resultados esperados, considerando 
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os modos de reprodução diferentes para as duas espécies. Nas análises filogenéticas, todas 
as espécies analisadas agruparam-se com 100% de bootstrap e M. salasi, uma importante 
espécie do arroz na Costa Rica e Venezuela, mostrou-se geneticamente distante das demais 
espécies. Fragmentos de RAPD-PCR específicos foram utilizados para a construção de 
primers SCAR espécie-específicos para as principais espécies do arroz detectadas nas 
Américas: M. graminicola, M. oryzae e M. salasi. A amplificação dos primers 
desenvolvidos produziram fragmentos específicos de 230 pb, 130 pb e 190 pb para M. 
graminicola, M. oryzae e M. salasi, respectivamente. A reação de cinco espécies selvagens 
de Oryza a uma mistura de populações de M. graminicola foram avaliados em casa de 
vegetação. Diferentes níveis de resistência foram encontrados nas espécies O. alta e O. 
grandiglumis. A espécie silvestre O. glumaepatula mostrou-se resistente ao NG. Essa 
espécie pertence ao complexo de genoma AA do arroz, o mesmo da espécie cultivada O. 





Rice is one of the most produced cereals, and Brazil is the ninth largest producer and 
the eighth exporter in the world. Recently, a complex of root-knot nematodes (RKN) 
(Genus: Meloidogyne) species was detected in the states of Santa Catarina and Rio Grande 
do Sul, causing damages to irrigated rice plantations. Among the species found, M. 
graminicola, M. javanica and three others unknown species were detected. The correct 
identification and characterization of these Meloidogyne species of rice are essential for 
future studies and their management. Meloidogyne spp. reported in rice are difficult to 
identify, especially due to the morphological similarities. The use of resistant cultivars is 
still the most efficient control measure for RKN nematodes, but unfortunately, the sources 
of resistance in Oryza sativa are still extremely restricted. In this study, M. oryzae was 
detected for the first time in Brazil, in the state of Santa Catarina, parasitizing irrigated 
rice. Morphological studies showed typical characteristics for the species. The species-
specific esterase profile (O1, Rm: 1.2) was characterized for the species, and cytological 
and molecular studies helped to clarify the phylogenetic position of this mitotic 
parthenogenetic species, differing from M. graminicola, a species with facultative 
parthenogenetic reproduction. In adittion, the genetic variability of the populations of 
Meloidogyne populations found in rice was investigated with neutral markers AFLP and 
RAPD. Meloidogyne graminicola showed a high percentage of polymorphism (75.2%), 
while M. oryzae showed a lower variability (12.9%); these results were expected, 
considering the different modes of reproduction for both species. Phylogenetic analyzes 
showed that all species were grouped with 100% bootstrap, and M. salasi, an important 
rice nematode in Costa Rica and Venezuela, was genetically distant from the other species. 
Specific RAPD-PCR fragments were used for the design of species-specific SCAR primers 
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for the main rice species detected in the American continent: M. graminicola, M. oryzae 
and M. salasi. PCR amplification with SCAR primers produced specific fragments of 230 
bp, 130 bp and 190 bp for M. graminicola, M. oryzae and M. salasi, respectively. Finally, 
the reaction of five wild species of Oryza to a pool of M. graminicola populations was 
evaluated in greenhouse conditions. Different levels of resistance were found in the wild 
species O. alta and O. grandiglumis. The wild species O. glumaepatula was resistant to M. 
graminicola. This species belongs to the same complex of the domesticated species O. 





O Brasil cultiva uma área de aproximadamente 2,1 milhões de hectares de arroz 
(Oryza sativa L.) irrigado e destaca-se como o nono maior produtor mundial, com 
produção de 12,1 milhões de toneladas (CONAB, 2017). O Rio Grande do Sul (RS) é o 
maior produtor nacional, responsável por 65% da produção de arroz, seguido pelo estado 
de Santa Catarina que detém 7,3% da produção nacional (CONAB, 2017). 
A produção de arroz pode ser limitada por vários agentes fitopatogênicos, dentre eles, 
os nematoides das galhas (Meloidogyne Göldi, 1887). Dentre as mais importantes espécies 
de Meloidogyne relatadas no arroz está M. graminicola Golden & Birchfield, 1965, 
detectada no Brasil desde a década de 1990 (Sperandio & Monteiro, 1991). A perda de 
produção pode chegar a 70% em solos infestados com M. graminicola (Bridge et al., 
2005). Outras espécies como M. hainanensis Liao & Feng, 1995, M. lini Yang, Hu & Xu, 
1988, M. incognita (Kofoid & White, 1919) Chitwood, 1949, M. javanica (Treub, 1885) 
Chitwood, 1949, M. arenaria (Neal, 1889) Chitwood, 1949, M. oryzae Maas, Sanders & 
Dede, 1978, M. salasi López, 1984, M. sasseri Handoo Handoo, Huettel and Golden,1995 
e M. triticoryzae Gaur, Saha and Khan,1993 foram relatadas também parasitando raízes de 
arroz no mundo (Brigde et al., 2005). 
Em levantamento recente realizado por Negretti et al. (2017), foi relatada a presença 
das espécies M. graminicola e M. javanica, além de outros nematoides com três fenótipos 
de esterase atípicos de Meloidogyne spp., em regiões orizícolas do RS e SC, provocando 
danos às plantações. A identificação dessas espécies de Meloidogyne por meio de 
características morfológicas, bioquímicas e moleculares seria a primeira etapa para a 
implementação de técnicas de manejo, como o uso da resistência genética e da rotação de 
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culturas, que são imprescindíveis para a manutenção ou aumento da produção orizícola 
nacional. 
A identificação precisa das espécies de Meloidogyne é difícil e, às vezes é baseada em 
caracteres subjetivos. Além disso, a diagnose é dificultada pelo elevado número de 
espécies descritas, muitas vezes com diagnoses duvidosas, presença de espécies crípticas e 
pela existência de variabilidade intraespecífica. Além do mais, existe o problema do 
conceito de espécie para organismos predominantemente partenogenéticos, que são 
considerados hídribos entre espécies anfimíticas e partenogenética meióticas 
(Triantaphyllou, 1985; Trudgill, 1991; Castagnone-Sereno et al., 1993; Roberts, 1995; 
Hunt & Handoo, 2009). 
Os métodos mais utilizados na diagnose de Meloidogyne spp. são a configuração da 
região perineal de fêmeas, a morfologia da região anterior e do estilete de machos, fêmeas 
e juvenis de segundo estádio (J2), características citogenéticas e sobretudo identificação 
bioquímica e molecular (Eisenback & Hunt, 2009). Embora a caracterização por meio do 
polimorfismo das esterases seja uma técnica prática para a identificação de algumas 
espécies do gênero, não existem padrões para todas elas (Carneiro & Cofcewicz, 2008).  
O desenvolvimento de técnicas moleculares, então, abriu novas perspectivas quanto à 
identificação de espécies e estudos da variabilidade intraespecífica dos nematoides de 
galhas (NG). A técnica RAPD (Random Amplified Polymorphic DNA), baseada na PCR, é 
utilizada atualmente para os estudos genéticos e para a diferenciação de várias espécies de 
Meloidogyne, a partir de perfis gerados com o auxílio de primers aleatórios (Castagnone-
Sereno et al., 1994; Blok et al., 1997; Semblat et al., 1998; Randig et al., 2002; Carneiro et 
al., 2004, 2008; Fargette et al., 2005; Muniz et al., 2008; Santos et al., 2012). A conversão 
de marcadores RAPD em marcadores espécie específicos (SCAR) tem sido realizada para 
espécies de Meloidogyne, e cerca de nove das 20 espécies detectadas no Brasil já podem 
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ser identificada através dessa ferramenta (Carneiro et al., 2016). Para as espécies de NG do 
arroz, dois marcadores espécie-específicos foram desenvolvidos para a identificação de M. 
graminicola (Bellafiore et al., 2015; Htay et al., 2016), porém a especificidade desses 
marcadores não foi confirmada (Negretti et al., 2017).  
Atualmente as medidas de controle mais eficientes para Meloidogyne spp. são a 
resistência genética e a rotação/sucessão com culturas não hospedeiras ou más hospedeiras. 
As opções para o controle de M. graminicola são limitadas. Embora tenha sido encontrada 
variabilidade na suscetibilidade de variedades de O. sativa, apenas uma resistência parcial 
foi relatada nessa espécie (Jena & Rao, 1976; Bridge et al., 2005; Prasad et al., 2006; 
Cabasan et al., 2012; Dimpka et al. 2015). 
O gênero Oryza L. é composto por duas espécies cultivadas e 21 espécies selvagens 
(Khush, 1997), que podem ser classificadas em vários complexos de espécies de acordo 
com os seus grupos de genoma. As espécies cultivadas de arroz asiáticas (O. sativa) e 
africanas (O. glaberrima Steud.) e outras seis espécies selvagens (O. rufipogon Griff., O. 
nivara Sharma & Shastry, O. barthii A. Chev, O. longistaminata A. Chev. & Roehr., O. 
glumaepatula Steud. e O. meridionalis Ng) são categorizadas como espécies de genoma 
AA. Vários estudos têm sido realizados para desenvolver e explorar os recursos genéticos 
de espécies selvagens de genoma AA e alguns genes úteis foram introduzidos em arroz 
cultivado através de hibridação interespecífica (Khush, 1997). 
Genótipos de arroz resistentes a M. graminicola têm sido encontrados em O. 
longistaminata e O. glaberrima, duas espécies selvagens de arroz originárias da África 
(Plowright et al., 1999; Soriano et al., 1999). Oryza glaberrima tem grande importância 
econômica no continente africano (Second, 1984). Algumas progênies interespecíficas 
provindas do cruzamento de O. glaberrima e O. sativa foram menos susceptíveis a M. 
graminicola que o progenitor O. sativa (Plowright et al., 1999). A identificação de genes 
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de resistência a nematoides e o mapeamento será facilitado pelo sequenciamento do 
genoma O. glaberrima (Sakai et al., 2011). Além disso, as linhagens produzidas pelo 
programa NERICA (New Rice for Africa), possuem bom rendimento e capacidade de 
adaptação aos ecossistemas das terras baixas. Algumas dessas linhagens foram derivadas 
do cruzamento de O. sativa com o genótipo TOG5681 (O. glaberrima) e linhas resistentes 
a nematoides estão sendo caracterizadas (Agnoun et al., 2012; Ndjiondjop et al., 2008). 
A presença de genes de resistência a nematoides do gênero Meloidogyne em genótipos 
selvagens do gênero Oryza, especialmente do grupo de genoma AA, pode ser de grande 
interesse para estudos de melhoramento genético. 
 
OBJETIVOS 
Esta tese teve como objetivos: caracterizar morfológica, morfométrica, bioquímica e 
molecularmente uma população atípica de Meloidogyne sp. (Est R1) proveniente de área 
orízicola no estado de Santa Catarina e confirmar a sua identidade taxonômica (Capítulo 
1); estudar a variabilidade genética das populações de Meloidogyne spp. coletadas em 
áreas orizícolas por meio de marcadores RAPD e AFLP e estabelecer marcadores SCAR 
para as espécies parasitas do arroz encontradas no continente americano: M. graminicola, M. 
oryzae e M. salasi (Capítulo 2); avaliar a reação de diferentes genótipos selvagens brasileiros 




REVISÃO DE LITERATURA 
Aspectos socioeconômicos da produção de arroz irrigado no Brasil e no mundo 
O arroz é um dos cereais mais produzidos no mundo, a produção mundial de arroz 
atinge cerca de 751 milhões de toneladas, em área cultivada de 165 milhões de hectares 
(FAO, 2017). 
O consumo médio mundial por pessoa chega a 60 kg/ano. Na América latina 
consomem-se em média 30 kg/ano, destacando-se o Brasil como grande consumidor (45 
kg/pessoa/ano) (Figura 1). Em países asiáticos essa média aumenta para 100 a 150 kg/ano, 
cerca de até 50% do suprimento calórico e uma parte substancial da ingestão de proteína é 
fornecido por esse alimento para mais de 520 milhões de pessoas que vivem em situação 
de probreza na Ásia (IRRI, 2014). O arroz é também a principal fonte de renda e emprego 
para mais de 200 milhões de pessoas em países em desenvolvimento (FAO, 2014). 
 
 
Figura 1: Consumo mundial de arroz com casca nos principais países. Dados compilados, FAO-
FAOSTAT (http://www.fao.org/faostat/), USDA (https://apps.fas.usda.gov/) e Statista 




Atualmente, o arroz é cultivado em mais de uma centena de países, sendo a China o 
maior produtor (197 milhões de toneladas), seguido pela Índia (144 milhões de toneladas) 
e Indonésia (66 milhões de toneladas) (IRRI, 2014; USDA, 2015). China e Índia juntos são 
responsáveis por aproximadamente 50% da produção de arroz cultivado. Juntamente com a 
Indonésia, Bangladesh, Vietnã, Myanmar, Tailândia, Filipinas, Japão, Paquistão, Camboja, 
República da Coreia, Nepal e Sri Lanka, os países asiáticos respondem por 90% da 
produção mundial de arroz. Outros países produtores de arroz como o Brasil, Estados 
Unidos, Egito, Madagáscar e Nigéria, em conjunto, representam 5% do arroz produzido a 
nível mundial (FAO, 2014) (Figura 2). 
O Brasil cultiva uma área de aproximadamente 2,8 milhões de hectares de arroz 
irrigado e destaca-se como o nono maior produtor mundial (Figura 2), com produção de 
8,4 milhões de toneladas (USDA, 2015). O Rio Grande do Sul (RS) é o maior produtor 
nacional, responsável por 65% da produção de arroz, seguido pelo estado de Santa 
Catarina que detém 7,3% da produção nacional (CONAB, 2014). 
 
Figura 2: Produção mundial de arroz com casca nos principais países.  Dados compilados, FAO-
FAOSTAT (http://www.fao.org/faostat/), USDA (https://apps.fas.usda.gov/) e Statista 




A demanda de arroz nos principais países consumidores é pouco sensível à variação 
dos preços, não havendo nenhum país que se destaque como regulador de preço através de 
seus estoques, como é o caso dos Estados Unidos para o mercado do milho e do trigo 
(Azambuja et al., 2004). 
Apesar de grande parte da produção do arroz ser destinado a atender o mercado 
interno, o Brasil está entre os dez maiores exportadores mundiais de arroz, com 
participação de 1,7% no mercado (Figura 3). Dentre os principais importadores de arroz 
beneficiado estão a Arábia Saudita e a China (Figura 4)  
 
Figura 3: Principais exportadores de arroz beneficiado em 2016. Dados compilados, FAO-FAOSTAT 
(http://www.fao.org/faostat/), USDA (https://apps.fas.usda.gov/) e Statista 




Figura 4: Principais importadores de arroz beneficiado em 2016. Dados compilados, FAO-FAOSTAT 
(http://www.fao.org/faostat/), USDA (https://apps.fas.usda.gov/) e Statista 
(https://www.statista.com/topics/1443/rice/) em 21/03/2017. 
 
Importância e diversidade no gênero Oryza 
O gênero Oryza nomeado por Linnaeus em 1753 é pequeno, incluindo apenas cerca de 
23 espécies, mas é notável a diversidade existente em relação a adaptações ecológicas entre 
suas espécies (Vaughan et al., 2003).  Esse gênero pertence à tribo de gramíneas Oryzeae. 
Outros gêneros taxonomicamente próximo a Oryza são Zizania L. e Zizaniopsis Doll & 
Asch, conhecidos como ‘wild rice’ pelos norte-americanos e cultivados em regiões 
alagadiças dos EUA e da China sem grande expressão alimentar no mundo (Magalhães 
Junior et al., 2004).  
Duas das 23 espécies do gênero Oryza são domesticadas: Oryza sativa L. (arroz 
asiático) e Oryza glaberrima Steud. (arroz africano) ambas com histórias de domesticação 
únicas (Sweeney et al., 2007). Acredita-se que a domesticação de O. glaberrima ocorreu a 
partir de seu ancestral selvagem Oryza barthii A. Chev por pessoas que viveram nas 
planícies aluviais do rio Níger na África há cerca de 3.000 anos (Portéres, 1962; Sweeney 
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et al., 2007). Há muito debate sobre a origem específica de O. sativa (Normile, 2004; 
Sweeney et al., 2007), e recentemente um estudo aprofundado através do genoma de 
espécies selvagens e cultivadas de arroz realizado por Huang et al. (2012) demonstrou que 
a espécie O. sativa foi primeira domesticada de uma população específica de O. rufipogon 
na região do Rio Pearl no sul da China.   
O gênero Oryza é dividido em quatro complexos de espécies (O. sativa, O. officialis 
Wall & Watt, O. ridelyi Hook e O. granulata Nees & Am ex Watt), sugerido por Tateoka 
(1963) e apresentado na Tabela 3. Todos os membros do gênero Oryza têm n = 12 
cromossomos e embora seja possível cruzamento interespecífico dentro de cada complexo, 
é difícil recuperar descendência fértil de cruzamentos entre complexos (Vaughan et al., 
2003). 
O complexo O. sativa, além de conter as duas espécies domesticadas, há cinco ou seis 
espécies selvagens: O. rufipogon Griff., O. nivara Sharma & Shastry (também considerada 
ecotipo de O. rufipogon), O. barthii, O. longistaminata A. Chev. et Roehr, O. meridionalis 
Ng e O. glumaepatula L., todas elas diploides. Oryza sativa é distribuída globalmente com 
uma alta concentração na Ásia, enquanto O. glaberrima é cultivada na África Ocidental. 
Oryza rufipogon pode ser encontrado em toda a Ásia e Oceania. Oryza barthii e O. 
longistaminata são espécies africanas, O. barthii é endêmica na África Ocidental e O. 
longistaminata é encontrada em toda a África. Oryza meridionalis é nativa da Austrália e 
O. glumaepatula é endêmica na América Central e do Sul. 
A espécie O. sativa apresenta grande variabilidade intraespecífica, já observada antes 
mesmo do período da Dinastia Han na China (206 A.C) (Matsuo et al., 1997). Métodos 
moleculares modernos têm confirmado as antigas observações sobre as divisões dentro O. 
sativa. A espécie é dividida em cinco subpopulações principais, diferenciadas enzimática 
(Second, 1982; Glaszmann, 1987) e geneticamente (Garris et al., 2005; McNally et al., 
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2009): aus, indica, japonica temperada, japonica tropical e arroz aromático. Evidências 
sugerem que O. sativa japonica foi primeiramente domesticada a partir de O. rufipogon e 
que O. sativa indica foi subsequentemente desenvolvida através dos cruzamentos de 
japonica e outras espécies de arroz selvagem no sul e sudoeste da Ásia (Huang et al., 
2012). Oryza sativa indica é mais comumente encontrada em várzeas, enquanto que O. 




Tabela 1: Espécies de Oryza e o respectivo agrupamento em complexos proposto por Tateoka 
(1963), número de cromossomos, grupo genômico e habitat comum. 
Espécies de Oryza e complexos Nº de cromossomos 
Grupo 
genômico Habitat 
Complexo Oryza sativa     
 
Oryza sativa L. 24 AA Terras altas a várzeas 
 
O. rufipogon sensu lacto (Sin: O. nivara) 24 AA Terras altas a várzeas 
 
O. glaberrima Steud. 24 AA Terras altas a várzeas 
 
O. barthii A. Chev. 24 AA Terras altas 
 
O. longistaminata Chev. & Roehr 24 AA Terras altas a várzeas 
 
O. meridionalis Ng 24 AA Terras altas 
 
O. glumaepatula Steud. 24 AA áreas inundadas com seca sazonal 
Complexo O. officionalis     
 
O. officionalis Wall & Watt 24 CC Terras altas 
 
O. minuta JS Presl. Ex CB Prel. 48 BBCC Margens de rios 
 
O. rhizomatis Vaughan 24 CC Terras altas 
 
O. eichingeri Peter 24 CC 




O. malapuzhaensis Krishnaswamy & Chandrasakaran 48 BBCC áreas húmidas e florestais 
 
O. punctata Kotschy ex Steud 24 BB Terras altas 
 




O. latifolia Desv. 48 CCDD Terras altas 
 
O. alta Swallen 48 CCDD Terras inundadas 
 
O. grandiglumis (Doell.) Prod. 48 CCDD Terras inundadas 
 
O. australiensis Domin 24 EE Terras altas 
Complexo O. ridleyi    
 
O. ridlyei Hook. 48 HHJJ áreas inundadas florestais sombredas 
 
O. longiglumis Jansen 48 HHJJ áreas inundadas florestais sombredas 
Complexo O. granulata    
 
O. granulata Nees & Am ex Watt 24 GG áreas florestais sombreadas 
 
O. meyeriana (Zoll. & Mor. Ex Steud.) Baill. 24 GG áreas florestais sombreadas 
Ridleyanae Tateoka    
 
O. schlechteri Pilger 48 Desconhecido margens de rios 
Brachyantha B.R. Lu    
 
O. brachyantha Chev. & Roehr. 24 FF piscinas naturais 




A espécie de arroz cultivada O. glaberrima apresenta várias características 
importantes, tais como alta competitividade em campo e tolerância à seca. Já foi relatada 
sua resistência a fitopatógenos (Plowright et al., 1999; Soriano et al., 1999; Sarla & 
Swamy, 2005), inclusive a M. graminicola Golden & Birchfield, 1965 (Bimpong et al., 
2010). 
Espécies silvestres de Oryza foram inicialmente utilizadas em cruzamentos 
interespecíficos devido à necessidade de introdução de novos caracteres em variedades de 
arroz cultivado (Brar & Khush, 1997). No entanto, a capacidade de introduzir QTL de 
germoplasma selvagem de Oryza em largos cruzamentos que poderiam melhorar as 
características quantitativas, como o rendimento (Xiao et al., 1998) e o desejo de ampliar a 
base genética das cultivares de arroz (Brondani et al., 2001), recentemente resultaram no 
desenvolvimento de programas de hibridização em vários países (Vaughan et al., 2003). 
No Brasil, existem quatro espécies selvagens de arroz: O. glumaepatula, O. alta 
Swallen, O. grandiglumis (Doell.) Prod. e O. latifolia Desv., todos elas restritas à América 
Central e do Sul (Morishima, 1994). Oryza glumaepatula, uma espécie diploide, faz parte 
do mesmo complexo de O. sativa, enquanto as outras espécies são tetraploides e são parte 
de outros complexos. Oryza glumaepatula pode ser uma fonte de novos genes a serem 
incorporados nas espécies cultivadas em programas de melhoramento de plantas (Brondani 
et al., 2002; Sánchez & Espinoza, 2005). 
No Brasil, as populações de O. glumaepatula são encontradas nas extensas bacias 
hidrográficas dos biomas Amazônia e Pantanal e nas bacias hidrográficas menores nos 
estados de Goiás, Tocantins e Roraima (Oliveira, 1994; Brondani et al., 2005), sendo 
raramente encontradas em locais fora da água. Cresce às margens dos rios e lagos e sua 
presença está relacionada com a incidência direta de luz. Vulgarmente esta espécie é 
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conhecida como arroz flutuante (Buso et al, 1998). Em resposta à elevação do nível da 
água dos rios, ocorre um rápido alongamento dos seus entrenós, chegando as plantas a 
atingir uma altura de 7 metros e, ao se quebrarem, formam grandes populações flutuantes 
(Buso et al., 1998) (Figura 5). 
 
Figura 5: Oryza glumaepatula em uma vereda no Estado de Góias. Fonte: Rangel et al. (2013), foto: Dr. 
Paulo Hideo. 
Uma rede de pesquisa consolidada foi estabelecida no país, para a conservação e uso 
do germoplasma de O. glumaepatula em programas de melhoramento genético. Desde 
1992, foram realizadas expedições em áreas dos estados brasileiros do Amazonas, 
Tocantins, Mato Grosso, Mato Grosso do Sul, Goiás e Roraima, onde foram identificadas 
populações naturais de O. glumaepatula no Brasil. Até o momento, mais de 130 
populações foram mapeadas e armazenadas no banco de germoplasma da Embrapa 
(Rangel et al., 2006).  
Oryza grandiglumis é encontrada no oeste da Amazônia, nas bacias hidrográficas dos 
rios Solimões, Negro, Japurá, Purus e Madeira (Figura 6). Sua presença está relacionada, 
principalmente, a locais sombreados nas proximidades ou dentro dos sub-bosques da 
floresta, iniciando seu crescimento através das brotações de órgãos vegetativos, como 
colmos, seguindo-se o alongamento dos entrenós, à semelhança do O. glumaepatula, com a 




Figura 6: Populações de Oryza grandiglumis no Rio Negro (AM). Fonte: Rangel et al. (2013), foto: Dr. 
Paulo Hideo. 
Oryza latifolia está restrita à bacia do Rio Paraguai, no Pantanal Mato-grossense 
(Figura 7), enquanto que O. alta tem uma ampla distribuição no Brasil, incluindo a Bacia 
Amazônica, Região Nordeste (Maranhão) e Região Sudeste (Floresta Tropical Atlântica) 
(Figura 8).  
 
Figura 7: Plantas de Oryza glumaepatula e O. latifolia coexistindo na mesma área, na Baía do Tamengo, 




Figura 8: População de Oryza alta no Rio Javé na Ilha do Bananal, no Estado de Tocantins. Fonte: 
Rangel et al. (2013), foto: Dr. Paulo Hideo. 
O gênero Meloidogyne 
As espécies do gênero Meloidogyne Göldi, 1887 constituem uma pequena parte do 
Filo Nematoda, que compreende os nematoides em geral, incluindo os parasitas do 
homem, dos animais e das plantas, além de espécies de vida livre no solo, água doce e no 
mar (Maggenti, 1981). O gênero Meloidogyne faz parte da classe Chromadorea, ordem 
Rhabditida, Subordem Tylenchina, Infraordem Tylenchomorpha, Superfamília 
Tylenchoidea e família Meloidogynidae (De Ley & Blaxter, 2002; Karssen & Moens, 
2006). 
Entre os fitonematoides, os do gênero Meloidogyne, também conhecidos como 
nematoides das galhas (NG), são os mais economicamente importantes. Amplamente 
distribuídos no mundo e parasitas obrigatórios de raízes, tubérculos e cormos de milhares 
de espécies de plantas, resultando em efeitos adversos devastadores sobre a qualidade e 
rendimento das culturas. São dominantes em regiões temperadas e tropicais quentes onde 
predominam os sistemas agrícolas de subsistência. Assim, os nematoides das galhas 
causam importantes impactos financeiros e sociais e têm sido objeto de extensas pesquisas, 
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incluindo estudos sobre taxonomia, biologia, interações entre plantas e nematoides e, 
especialmente, estratégias de controle (Moens et al., 2009). 
Devido à alta toxicidade e aos efeitos colaterais ao meio ambiente e à saúde humana 
atribuídos aos nematicidas, a maioria dos produtos não estão mais disponíveis no mercado. 
Métodos alternativos de controle de fitonematoides, em um sistema de cultivo sustentável, 
incluem o uso de cultivares resistentes, rotação de culturas e o controle biológico 
(Nyczepir & Thomas, 2009). Nesse caso, a identificação rápida e precisa desses 
nematoides em nível de espécie é essencial não só para o sucesso na escolha de uma 
estratégia de manejo adequada, mas também, para evitar a disseminação de espécies 
exóticas de patógenos quarentenários (Powers, 2004; Blok, 2005; Skantar & Carta, 2005; 
Blok & Powers, 2009; Castagnone-Sereno et al., 2011).  
Atualmente, há mais de 100 espécies válidas pertencentes ao gênero Meloidogyne 
(Hunt & Handoo, 2009). A identificação de espécies de nematoides das galhas é repleta de 
dificuldades: morfologia conservada, morfometria variável, efeitos do hospedeiro, variação 
intraespecífica, a reprodução partenogenética, existência de espécies crípticas, e o número 
cada vez maior de espécies descritas, cujo diagnóstico e as relações de muitas, variam de 
pouco ideal a duvidosa, servem para ofuscar os limites interespecíficos (Hunt & Handoo, 
2009). Para complicar ainda mais, existe o problema não negligenciável do conceito de 
espécie para organismos predominantemente partenogenéticos (Trudgill, 1991; Hunt & 
Handoo, 2009).  
A verificação de populações mistas e/ou detecção de novas espécies, requer outras 
técnicas de identificação que incluem o teste de hospedeiras diferenciadoras, a morfologia 
(padrão perineal de fêmeas adultas, características do macho e fêmea, forma da região 
labial do J2, morfologia do estilete, comprimento e forma da cauda do J2), e as 
metodologias bioquímicas e/ou moleculares (Hunt & Handoo, 2009).  
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Biologia e ciclo de vida de Meloidogyne spp. 
Os nematoides das galhas são endoparasitas sedentários, cuja fêmea produz em média 
400 a 500 ovos em matriz gelatinosa denominada massa de ovos, na maioria das vezes, 
externamente à raiz, podendo também ocorrer internamente no parênquima cortical. A 
matriz gelatinosa mantém os ovos unidos e protegidos contra condições ambientais 
adversas e predação, além de apresentar propriedades antimicrobianas (Orion & Kritzman, 
1991). 
No interior dos ovos, o desenvolvimento embrionário resulta no juvenil de primeiro 
estádio (J1) que passa por uma ecdise, dando origem ao juvenil de segundo estádio (J2). 
De maneira geral, o J2 eclode quando há condições ambientais favoráveis à sua 
sobrevivência, tais como temperatura apropriada, disponibilidade de oxigênio e níveis de 
umidade do solo adequados e ausência de barreiras fisiológicas, como, por exemplo, a 
diapausa (Curtis et al., 2009). Esse estádio móvel, vermiforme, infectante migra através do 
solo atraído por substâncias que emanam das plantas, penetrando nas raízes da hospedeira. 
Há evidências de que quando presentes ambas raízes de plantas resistentes e suscetíveis, as 
suscetíveis são mais atraentes (Curtis et al., 2009).  
Os J2s movem-se por entre as células dos tecidos da planta perfurando-as com o 
estilete, migrando até a zona de elongação da raiz, na periferia do cilindro central, onde 
estabelecem seus sítios de alimentação no parênquima vascular iniciando um complexo 
relacionamento com a planta. O início da alimentação do J2 em células do protoxilema e 
protofloema induz a diferenciação dessas células em células especializadas, chamadas 
células gigantes (Taylor & Sasser, 1978). Uma vez que as células gigantes são iniciadas, o 
nematoide torna-se sedentário e ocorre então a segunda (J2 > J3), a terceira (J3 > J4) e a 
quarta ecdises (J4 > fêmea jovem) (Eisenback & Triantaphyllou, 1991). O tempo de 
duração dos estádios J3 e J4 é muito mais curto do que do J2 ou do adulto, tipicamente 4-6 
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dias. Os estádios J3 e J4 carecem de um estilete funcional e não se alimentam. Logo após a 
última ecdise, a fêmea jovem começa a se alimentar, permanecendo ali o restante de sua 
vida. Ocorre a hipertrofia e a hiperplasia das células comprometidas, resultando via de 
regra, na formação da galha radicular (Eisenback & Triantaphyllou, 1991).  
Ao contrário do sincício (sítio de alimentação também relacionado aos 
fitonematoides), cada célula gigante desenvolve-se a partir de uma célula inicial simples ao 
invés da coalescência de várias células adjacentes. As células gigantes não são apenas 
multinucleadas, contendo até 80 núcleos cada, mas os núcleos individuais dentro de cada 
célula gigante também são poliploides, alguns com até oito vezes mais o número de 
cromossomos (Huang & Maggenti, 1969; Wiggers et al., 1990). Vários estudos 
documentaram os efeitos da infecção por nematoides na expressão gênica, com uma 
grande variedade de genes sendo supraregulados (‘upregulated’) (Gheysen & Jones, 2006; 
Schaff et al., 2007) e provavelmente infraregulados (‘downregulated’) também (Schaff et 
al., 2007). Alguns estudos sobre a expressão gênica em células gigantes relataram que o 
RNAm correspondente a alguns genes podem estar presentes em células gigantes em níveis 
muito maiores que em células radiculares não infectadas (Ramsay et al., 2004).  
Recentemente, foi relatado uma repressão generalizada na expressão de genes em 
células gigantes em estágio precoce de desenvolvimento (Schaff et al., 2007; Caillaud et 
al., 2008; Barcala et al., 2010; Portillo et al., 2013) e genes relacionados à defesa da planta 
foram especialmente suprimidos (Smant & Jones, 2011; Hewezi & Baum, 2015).  Estes 
dados demonstram que as células gigantes induzidas por Meloidogyne spp. são exemplos 
únicos de como os parasitas podem afetar o desenvolvimento normal de uma hospedeira. 
Os machos, quando presentes, são vermiformes e não há evidências que se alimentam 
(Moens et al., 2009). A mudança de forma nos machos (piriforme para adulto vermiforme) 
ocorre durante o quarto estádio juvenil (J4) (Eisenback & Triantaphyllou, 1991). 
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As espécies de nematoides das galhas radiculares diferem-se na sua proporção entre 
machos e fêmeas, dependendo do tipo de reprodução. As espécies anfimíticas, tais como 
M. carolinensis Eisenback,1982 e M. spartinae (Rau & Fassuliotis, 1965) Whitehead, 
1968, normalmente têm uma proporção 1:1. Espécies que se reproduzem por 
partenogênese facultativa ou obrigatória, como M. hapla Chitwood, 1949 e M. incognita 
(Kofoid & White, 1919) Chitwood, 1949, têm razões sexuais variáveis. 
 Nas espécies partenogenéticas obrigatórias, em condições normais, a quase totalidade 
dos adultos formados de Meloidogyne spp. são fêmeas. Porém, em condições ambientais 
desfavoráveis, com elevada população de nematoides na raiz ou resistência da planta 
hospedeira, os juvenis que se desenvolveriam em fêmeas, tornam-se machos, pois seu 
primórdio sexual se desenvolve em testículos em vez de ovários. Tal fenômeno é 
conhecido por reversão sexual e é um dos mecanismos de sobrevivência desses 
nematoides, pois menos ovos serão produzidos e o parasitismo sobre a planta infectada 
será mais brando, garantindo a sobrevivência das fêmeas formadas (Freitas et al., 2006). 
A formação de galhas radiculares pode variar entre as espécies de Meloidogyne e as 
plantas hospedeiras. Meloidogyne hapla, por exemplo, é particularmente conhecida pela 
incidência elevada de raízes adventícias que se desenvolvem a partir das galhas radiculares 
(Sasser, 1954 apud Moens et al., 2009). Em algumas hospedeiras, as galhas podem ser 
pequenas ou indistintas, resultando muitas vezes na não identificação do parasitismo 
(Moens et al., 2009). Meloidogyne trifoliophila Bernard & Eisenback, 1997, em trevo, 
produz galhas que são nitidamente alongadas, e as massas de ovos são mais tipicamente 
dentro das galhas (Mercer et al., 1997). Outras espécies têm uma tendência para produzir 
galhas na extremidade das raízes. Meloidogyne graminicola, por exemplo, é conhecida 
pela formação de galhas em raízes de arroz em formato de gancho (hook-like galls) 
(Golden & Birchfield, 1965). 
 32 
 
A maioria das plantas com raízes fibrosas ou lenhosas apresentam pequenas ou 
indistintas galhas, especialmente no início da infecção ou quando as densidades 
populacionais de nematoides são baixas. Gramíneas infectadas raramente formam galhas 
(Moens et al., 2009). 
A duração do ciclo de vida do nematoide das galhas é fortemente afetada pela 
temperatura, umidade e planta hospedeira. As fêmeas produzem ovos por três semanas, 
depois cessam a produção, podendo viver um pouco mais. Os machos vivem semanas e os 
J2 podem viver de poucos dias a meses (Taylor & Sasser, 1978). 
Métodos de identificação de espécies de Meloidogyne  
Caracterização morfológica e morfométrica 
 A morfologia até o momento é a base da taxonomia e da classificação de 
Meloidogyne spp. (Eisenback & Hunt, 2009). Os caracteres morfométricos e morfológicos 
tendem a variar sob a influência de condições geográficas e ecológicas que resultam em 
ecotipos e populações hospedeiro-específicas. Por isso, é importante que se conheça a 
amplitude da variabilidade de um caráter em particular sob diferentes condições. Esses 
ecotipos e populações hospedeiro-específicas são algumas vezes, descritas como espécies 
novas, embora as diferenças entre elas sejam variações intraespecíficas (Hunt & Handoo, 
2009).  
Devido à similaridade morfológica e morfométrica entre as espécies de Meloidogyne, 
o mais apropriado é ponderar uma combinação de caracteres diferenciais de fêmeas, 
machos e juvenis de segundo estádio (Carneiro & Cofcewicz, 2008). Porém, na 
diferenciação de Meloidogyne spp., os caracteres morfológicos têm sido mais utilizados do 
que os morfométricos, uma vez que essses podem ser mais afetados pelas condições 
ambientais (Hunt & Handoo, 2009).  
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Estudos ao Microscópio Ótico (MO) e Microscópio Eletrônico de Varredura (MEV), 
envolvendo a região anterior e estiletes de machos, fêmeas e J2 e a região perineal de 
fêmeas maduras, fornecem subsídios necessários para a caracterização intra e 
interespecífica de Meloidogyne spp. (Eisenback & Hunt, 2009).  
Descrição dos caracteres diagnósticos  
Configuração perineal  
A região perineal, que está localizada na região posterior do corpo de fêmeas adultas., 
compreende a área da vulva e ânus (períneo), término da cauda, fasmídios, linhas laterais e 
estrias cuticulares circundantes. A primeira descrição e ilustração de padrão perineal foi 
feito por Müller et al. (1884) apud Karssen & Van Aelst (2001). A preparação da região 
perineal para observação e identificação de Meloidogyne spp., foi descrita por Franklin 
(1965), Sasser & Carter (1982), Eisenback (1985a), Hartman & Sasser (1985), Hirschmann 
(1985) e Taylor et al. (1995).  
A configuração perineal de fêmeas maduras era uma das principais técnicas utilizadas 
na identificação de Meloidogyne spp. (Ferraz & Monteiro, 1995). Porém, essa técnica tem 
sido criticada, devido à ocorrência de variações nas configurações perineais mesmo em 
populações oriundas de uma mesma massa de ovos (Moura, 1996). Meloidogyne 
graminicola e M. oryzae Maas, Sanders & Dede, 1978, ambas espécies parasitas do arroz, 
possuem padrões perineais muito próximos, levando muitas vezes a uma errônea 
identificação das espécies (Jepson, 1987). As configurações perineais, porém, são úteis 
como métodos complementares a serem utilizados juntamente com a caracterização 
enzimática e/ou molecular (Carneiro et al., 2004; Carneiro & Cofcewicz, 2008).  
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Características das fêmeas  
Geralmente, as fêmeas adultas sedentárias do gênero Meloidogyne apresentam 
coloração esbranquiçada, corpo piriforme e comprimento médio entre 0,44-1,30 mm e 
largura de 0,325-0,700 mm (Eisenback, 1985b). Em várias espécies, o corpo é simétrico 
com pescoço e região perineal (vulva-ânus) em linha reta. Mas em algumas espécies, o 
pescoço pode projetar-se formando um ângulo que varia de 15-90º com relação ao eixo do 
corpo (Eisenback & Triantaphyllou, 1991). Algumas fêmeas possuem uma protuberância 
na região posterior do corpo ou até mesmo uma cauda remanescente, como é o caso de M. 
graminis Sledge and Golden, 1964 e M. naasi Franklin, 1965 e a maioria das espécies de 
Meloidogyne patogênicas ao arroz (Esser et al., 1976). 
Estilete: O estomatoestilete de fêmeas de Meloidogyne consiste de um cone, que em várias 
espécies é pouco curvado dorsalmente, a haste reta e três bulbos basais de altura, largura e 
disposições variáveis (Hunt & Handoo, 2009). Em muitos casos, a morfologia do estilete 
ao MEV pode ser espécie-específica (Jepson, 1987; Eisenback & Triantaphyllou, 1991). 
De acordo com Jepson (1987), essa característica, especialmente o formato dos bulbos do 
estilete da fêmea ao MEV, pode ser importante para separar as espécies que parasitam o 
arroz: M. graminicola, M. graminis, M. marylandi Jepson & Golden, 1987 e M. oryzae. 
DEGO: O orifício da glândula esofagiana dorsal está localizado posteriormente aos bulbos 
basais do estilete (Karssen & Moens, 2006). A distância da DEGO aos nódulos do estilete 
tem uma ampla variação entre as espécies (2-10 μm) e pode ser importante na identificação 
de espécies (Jepson, 1987).   
Sistema reprodutor: As fêmeas são didélficas e as duas gônadas são longas ocupando a 
maior parte do interior do corpo. Cada gônada é composta de um ovário com zona 
germinativa e zona de crescimento, um oviduto, espermateca globular e útero longo. O 
número de células no oviduto é constante para todas as espécies (8 células), enquanto que 
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as células da espermateca diferem entre as espécies e podem ser usadas como carácteres 
para diagnóstico de espécies (Eisenback & Triantaphyllou, 1991). Seis glândulas retais 
secretam material gelatinoso, em que os ovos não retidos no corpo são depositados (Hunt 
& Handoo, 2009).  
Características dos machos  
 Os machos são vermiformes, não sedentários e muito variáveis no comprimento do 
corpo que vai de 700 a 2000 μm. Isso se deve à variação nas condições ambientais durante 
o seu desenvolvimento (Eisenback, 1985a). Características morfométricas tais como, 
comprimento do corpo, do esôfago, da cauda e largura do corpo têm pouco valor 
taxonômico, porém, a morfologia da região anterior e do estilete são importantes fontes de 
caracteres morfológicos (Eisenback & Triantaphyllou, 1991).  
Região cefálica: A região cefálica dos machos inclui um disco labial cercado por lábios 
laterais e medianos. Em algumas espécies, os lábios laterais são reduzidos ou ausentes 
(Karssen & Moens, 2006). Em Meloidogyne, há quatro órgãos sensoriais terminais nos 
lábios medianos que são as sensilas cefálicas, e outros seis ao redor do estoma que são as 
sensilas labiais. O tamanho, a altura e a forma da região cefálica, a forma e a proporção do 
disco labial e lábios, a expressão labial e sensilas cefálicas, a presença e/ou ausência de 
anelações na cápsula cefálica podem ser usadas para distinguir espécies e populações de 
Meloidogyne (Eisenback & Triantaphyllou, 1991).  
Poro excretor: O poro excretor está localizado anteriormente ao bulbo mediano do 
esôfago, mas esta posição varia muito dentro e entre as espécies, não sendo um bom 
parâmetro para diagnóstico (Eisenback & Triantaphyllou, 1991). 
Estilete: O comprimento do estilete varia de 13 a 30μm, mas, em muitas espécies a 
variação média é de 18-24μm. Isso representa uma característica diferencial entre as 
 36 
 
espécies. Tamanho e forma do cone do estilete, da haste e dos bulbos ao MEV são 
importantes componentes na identificação dos machos, auxiliam, por exemplo, na 
separação das espécies M. graminicola, M. oryzae e M. graminis (Jepson, 1987). 
DEGO: A distância entre a base do estilete e o orifício da glândula esofagiana dorsal varia 
de 2 a 13μm e às vezes pode ser uma característica importante na identificação dos machos 
(Hunt & Handoo, 2009).  
Poro excretor: A posição do poro excretor nos machos exibe uma ampla variação 
intraespecífica e tem valor limitado como característica diferencial. O hemizonídeo é 
localizado anteriormente ao poro excretor e pode auxiliar na identificação apenas de 
algumas espécies nas quais o poro excretor esteja localizado posteriormente (Eisenback & 
Triantaphyllou, 1991).  
Sistema reprodutor: Os machos geralmente apresentam um longo testículo produzindo 
espermatozoides continuamente ao longo de toda vida. Os espículos são longos, variando 
de 20 a 40 μm (Eisenback & Triantaphyllou, 1991).  
Linhas dos Campos Laterais: o número de linhas laterais pode variar entre as espécies de 
Meloidogyne. E algumas vezes, pode ser uma caracterisitica específica, como o caso de M. 
decalineata Whitehead, 1968 que possui 10 linhas no campo lateral (Whitehead, 1968; 
Lordello & Fazuoli, 1980).  
Região posterior: A posterior é torcida em 90°, a cauda é muito curta, abruptamente 
arredondada e sem bursa. Pequenos fasmídeos estão posicionados próximos à cloaca. 
Características dos Juvenis de Segundo estádio (J2s)  
Os J2s, fase infectiva, são vermiformes, anelados com tamanho que varia de 250-600 
μm (Karssen & Moens, 2006). Várias espécies se sobrepõem quanto ao comprimento do 
corpo, portanto essa característica é inadequada na identificação de espécies.  
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Devido ao tamanho pequeno dos J2, é difícil discernir a morfologia da região cefálica. 
Os J2 têm características similares aos machos, as quais somente podem ser visualizadas 
ao microscópio eletrônico de varredura (MEV). Em geral, a morfologia da região labial é 
similar entre as espécies. Algumas espécies, entretanto, diferem na forma do disco labial, 
dos lábios medianos e laterais, nas papilas cefálicas e na ocorrência de anelações na região 
labial. Os J2s possuem estilete delicado de tamanho variado em média de 8 a 18 μm de 
comprimento (Eisenback, 1985c)  
A distância do DEGO aos nódulos do estilete varia de 2 a 8 μm, assim como a posição 
do hemizonídeo posterior ao poro excretor, são fontes de caracteres que também auxiliam 
na identificação das espécies (Eisenback & Triantaphyllou, 1991).  
As características dos J2 mais utilizadas na identificação de espécies têm sido a 
morfometria e a morfologia da cauda, cujo comprimento varia de 15 a 100 μm, o que 
constitui parâmetros importantes na diferenciação clara de algumas espécies, inclusive as 
espécies de NG do arroz (Jepson, 1987).  
Raças fisiológicas  
A identificação de raças fisiológicas em espécies de Meloidogyne é realizada pelo 
teste de hospedeiras diferenciadoras estabelecidos na Universidade Estadual da Carolina do 
Norte (Hartman & Sasser, 1985) e as variações intraespecíficas encontradas em populações 
de campo são frequentes.  
O conhecimento das raças é de suma importância para caracterização da resistência 
nos programas de melhoramento genético (Fassuliotis, 1985). Segundo Lordello & 
Lordello (1996), a identificação de raças em Meloidogyne spp., é essencial para o manejo 
em áreas infestadas, principalmente na recomendação de sistemas de rotação de culturas. A 
identificação de raças permite também conhecer a distribuição das mesmas e a importância 
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de cada uma para a agricultura local, bem como fornece populações para a avaliação de 
genótipos e progênies em programas de melhoramento.  
O termo raça para o gênero Meloidogyne não tem a mesma conotação de raça 
fisiológica utilizada em fitopatologia. Por definição raças são biótipos distinguidos por sua 
preferência de hospedeiro dentro de um grupo taxonômico de plantas hospedeiras. Nesse 
caso, as hospedeiras são cultivares de uma mesma espécie de planta, diferentemente da 
usual separação de raças de Meloidogyne spp., que envolve plantas de diferentes espécies 
(Moura, 1996).  
Até hoje, nenhum estudo comprovou a existencia de relação entre raças fisiológicas e 
variabilidade enzimática e molecular (Silva et al., 2014). 
Citogenética e modo de reprodução 
O modo de reprodução dos nematoides das galhas varia consideravelmente entre as 
espécies, desde a anfimixia clássica até a partenogênese mitótica obrigatória 
(Triantaphyllou, 1985).  
Poucas espécies de Meloidogyne são anfimíticas e produzem ovos a partir de 
reprodução cruzada. Nesse caso, o material genético masculino e feminino é fundido e a 
recombinação cria variação genética (nova combinação de genes) em cada geração. No 
entanto, estas espécies anfimiticas (incluindo M. carolinensis, M. megatyla Baldwin & 
Sasser, 1979, M. microtyla Mulvey, Townshend & Potter, 1975 e M. pini Eisenback, Yang 
& Hartman, 1985) são consideradas como espécies de NG secundárias devido à sua restrita 
distribuição, estreita gama de hospedeiros e baixo impacto econômico (Jepson, 1987). De 
fato, a maioria das espécies de Meloidogyne se reproduzem por partenogênese, com muitas 
variações. Algumas espécies (por exemplo, M. chitwoodi Golden, O’Bannon, Santo & 
Finley, 1980, M. exigua Göldi, 1887, M. fallax Karssen, 1996, a maioria das populações de 
M. hapla e M. graminicola) podem se reproduzir tanto pela fertilização cruzada como pela 
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partenogênese meiótica (automítica). Quando os machos estão presentes, o acasalamento 
ocorre livremente, e a reprodução é através da fertilização cruzada. Quando os machos não 
estão presentes, o óvulo sofre redução do número de cromossomos através da meiose e o 
número de cromossomos somáticos é restabelecido após a fusão do segundo núcleo polar 
com o pronúcleo do ovo (Triantaphyllou, 1966; Dalmasso & Bergé, 1978; Van der Beek et 
al., 1998). O terceiro modo de reprodução é a partenogênese mitótica (apomítica) 
obrigatória, encontrada nas espécies mais importantes em termos de distribuição 
geográfica e impacto agronômico, isto é, M. arenaria (Neal, 1889) Chitwood, 1949, M. 
incognita e M. javanica (Treub, 1885) Chitwood, 1949. Neste caso, não há redução nem 
fusão de núcleos, e o ovo se desenvolve diretamente em um embrião. Quando os machos 
estão presentes, eles podem inseminar as fêmeas, mas o núcleo do espermatozoide se 
degenera e não participa da fertilização (Triantaphyllou, 1962, 1963 e 1981). 
Os organismos eucarióticos pluricelulares que se reproduzem exclusivamente por 
partenogênese são extremamente raros e, muitas vezes, distribuídos em ambientes 
marginais, perturbados ou com recursos naturais limitados, esse fato é conhecido como 
"partenogênese geográfica" (Peck et al., 1998; Kearney, 2003). Além disso, devido aos 
benefícios da reprodução cruzada a longo prazo, ou seja, o maior nível de diversidade 
genética proporcionado pela reprodução sexual, as linhagens assexuadas são geralmente 
consideradas como um fim evolutivo (Maynard Smith, 1978; Kondrashov, 1993). 
A partir de todos esses pontos de vista, as espécies partenogênicas mitóticas de NG 
aparecem como uma excepcional exceção. Primeiro, elas são onipresentes na superfície da 
Terra. Por exemplo, Meloidogyne incognita, a espécie de NG mais difundida, é encontrada 
desde regiões temperadas a tropicais (Sasser et al., 1983). Em segundo lugar, esses 
parasitas biotróficos têm uma gama de hospedeiros extremamente ampla abrangendo a 
maioria das plantas superiores (Trudgill, 1997). Assim, a distribuição das espécies de NG 
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vai muito além dos nichos ecológicos restritos e altamente especializados, supostamente 
habitados por organismos assexuados sob a hipótese da partenogênese geográfica. E 
terceiro, as espécies partenogenéticas de NG exibem uma alta capacidade de resposta à 
seleção ambiental, por exemplo, sua capacidade de superar genes de resistência de plantas 
(Castagnone-Sereno, 2002). Em conjunto, todas estas características biológicas explicam o 
sucesso extremo desses nematoides clonais como parasitas (Trudgill & Blok, 2001). 
Os nematoides das galhas também são altamente variáveis em relação ao número 
cromossômico. É geralmente admitido que o número haploide do gênero seja n= 18, mas a 
maioria das populações tem o número de cromossomos somáticos variando entre 30 a 50, 
e, portanto, são considerados diploides e triploides (Triantaphyllou, 1985). De fato, os 
números de cromossomos somáticos que são múltiplos perfeitos de 18 não são 
frequentemente observados no gênero Meloidogyne, sugerindo uma taxa frequente de 
aneuploidia ou polissomia extensa e rearranjos estruturais tais como deleções, duplicações 
e translocações. Esses eventos podem ter sido frequentes, em parte porque, como a maioria 
dos nematoides, os NGs possuem um centrômero difuso, ou seja, não há atividade 
cinetocórica (Triantaphyllou, 1983). As espécies anfimíticas dos NGs são exclusivamente 
diploides, enquanto que diploidias, triploidias e raras formas de tetraploidias são 
encontradas em espécies partenogenéticas. 
Uma das principais espécies do arroz, M. graminicola, apresenta reprodução 
partenogenética meiótica e 18 cromossomos, sendo considerada haploide. Meloidogyne 
salasi López, 1984, importante patógeno do arroz na Costa Rica (Esbenshade & 
Triantaphyllou, 1985), possui 36 cromossomos (diploide) e uma possível reprodução 
partenogenética mitótica, assim como a espécie também descrita no arroz M. oryzae que 
possui 51-55 cromossomos, e é considerada uma forma poliploide (Esbenshade & 
Triantaphyllou, 1985). A pluralidade no número de cromossomos apresentada em espécies 
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descritas em uma mesma hospedeira, demonstra a complexidade e também a importância 
do estudo da citogenética para entendimento da biologia e evolução das espécies de NGs. 
Identificação bioquímica e molecular  
O uso de marcadores isoenzimáticos como os perfis de esterase e malato 
desidrogenase e os marcadores moleculares baseados no DNA, já permitiram a 
identificação correta de várias espécies de Meloidogyne e comprovaram que essas técnicas 
são confiáveis (Blok & Powers, 2009).  
Estudos enzimáticos extensivos, com cerca de 800 populações originárias de 
diferentes países demonstraram que as espécies de Meloidogyne podem ser diferenciadas 
por meio de marcadores enzimáticos, sobretudo as esterases (EST) e malato 
desidrogenases (MDH) (Esbenshade & Triantaphyllou, 1985; Carneiro et al., 2000). 
Infelizmente, ainda não existem padrões enzimáticos para todas as espécies descritas e 
esses perfis não fornecem informações suficientes para estudos de variabilidade 
intraespecífica como os de raças fisiológicas. A variabilidade intraespecífica a nível 
enzimático é geralmente muito baixa. Isso pode ser explicado pelo fato das enzimas serem 
produzidas, através da expressão de genes altamente conservados e representarem apenas 
uma fração muito pequena do genoma, enquanto as regiões não codantes são mais 
abundantes e submetidas a extensivas mudanças evolutivas (McLain et al., 1987). 
Um dos primeiros exemplos do uso de fenótipos de isoenzimas para distinguir 
Meloidogyne spp. foi publicado por Esbenshade & Triantaphyllou (1985), que relataram 
padrões de esterase de 16 espécies de Meloidogyne, sendo os fenótipos mais comuns A2 e 
A3 (M. arenaria), H1 (M. hapla), I1 (M. incognita) e J3 (M. javanica). Em 1990, 
Esbenshade & Triantaphyllou usaram isoenzimas em sua pesquisa histórica envolvendo 
aproximadamente 300 populações originárias de 65 países e vários continentes. Em 
pesquisas posteriores, Carneiro et al. (2000) encontraram 18 fenótipos de esterase entre 
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111 populações de Meloidogyne spp. no Brasil e em outros países da América do Sul, e Xu 
et al. (2004) examinaram 46 populações de 14 províncias da China e encontraram cinco 
fenótipos de esterase. As isoenzimas continuam a ser amplamente utilizadas para estudos 
de Meloidogyne apesar de algumas de suas limitações, fenótipos de isoenzimas para um 
grande número de espécies foram publicados. Diagramas esquemáticos de padrões de 
isoenzimas baseados em levantamentos, incluindo aqueles conduzidos no projeto 
internacional Meloidogyne, foram publicados (Dalmasso & Bergé, 1978; Janati et al., 
1982; Esbenshade & Triantaphyllou, 1985, 1990; Fargette, 1987; Carneiro et al., 2000, 
Hernandez et al., 2004) e fornecem referências importantes. Recentemente, Carneiro et al. 
(2016) publicaram um diagrama com todos os 20 fenótipos de esterases encontrados em 
espécies de Meloidogyne no Brasil.  
Padrões enzimáticos são geralmente comparados com um padrão conhecido, 
frequentemente o de M. javanica, que é incluído na eletroforese para determinar distâncias 
de migração das bandas. Para a técnica de isoenzimas, são utilizadas principalmente 
fêmeas no estádio adulto (Dalmasso & Bergé, 1978). A ocorrência de variantes intra-
específicos, como é o caso de M. incognita (fenótipos Est:  I1, I2, S2, Santos et al., 2012), 
M. javanica (fenótipos Est: J2a e J2b, Cofcewicz et al., 2004), M. arenaria (fenótipos Est: 
A2 e A1, Carneiro et al., 2008), M. exigua (fenótipos Est: E1, E2 e E3, Muniz et al., 2008) 
e M. paranaensis Carneiro, Carneiro, Abrantes, Santos & Almeida, 1996 (fenótipos Est: P1 
e P2, Carneiro et al., 2004) pode trazer certas complicações à técnica. Casos raros como, o 
mesmo fenótipo de esterase para duas espécies diferentes, por exemplo, as esterases de M. 
exigua e M. naasi, exige a utilização de mais de um sistema enzimático (Mdh) para 
confirmar a identidade dessas espécies (Esbenshade & Triantaphyllou, 1990). A 
intensidade de concentração das esterases também pode exigir a utilização de várias 
fêmeas, como é o caso de M. exigua (Carneiro et al., 2000; Muniz et al., 2008). Ou até 
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mesmo, dificuldade na leitura de gel, como o caso de M. graminicola (G1) e M. graminis 
(Mg1) que além de possuírem o fenótipo de esterase similar, possuem alta atividade 
enzimática, visualizada em gel como um arraste e não uma banda definida (Esbenshade 
&Triantaphyllou, 1990; Carneiro et al., 2000; Brito et al., 2010). 
Um dos primeiros métodos utilizados para diferenciar molecularmente os nematoides 
das galhas foi o RFLP (Curran et al., 1985; 1986). Esta técnica também foi utilizada 
juntamente com a hibridização de DNA utilizando sondas radioativas ou não (Curran & 
Webster, 1987; Castagnone-Sereno et al., 1991; Hiatt et al., 1995). Embora, tenha-se 
mostrado eficiente diferenciando isolados, esse método passou a ser menos utilizado nos 
dias atuais devido principalmente à complexidade da técnica e a quantidade de DNA para 
realizar o protocolo, uma quantidade bem elevada (Blok & Powers, 2009; Castagnone-
Sereno et al., 2011). 
Posteriormente, com o advento da PCR, novos métodos de diagnose para o nematoide 
das galhas foram desenvolvidos, tendo como base principalmente regiões alvos do DNA 
dos nematoides utilizando primers espécie-específicos. Primers para diagnóstico de 
espécies de Meloidogyne foram desenvolvidos baseados em regiões conservadas no DNAr 
(ITS 1 e 2; IGS 1 e 2 e ETS) (Perry et al., 2007).  
A técnica RAPD (Random Amplified Polymorphic DNA), baseada na PCR é utilizada 
atualmente para os estudos genéticos e para a diferenciação de várias espécies de 
Meloidogyne, a partir de perfis gerados com o auxílio de primers aleatórios (Cenis, 1993; 
Castagnone-Sereno et al., 1994; Blok et al., 1997; Randig et al., 2002). A análise de 
RAPD, além de utilizar pequenas quantidades de material genético (6 - 30 ng DNA), não 
necessita do conhecimento prévio do genoma a ser estudado, pois se utilizam primers de 
sequência aleatória (Williams et al., 1990). A técnica é considerada simples, rápida e de 
baixo custo quando comparada à RFLP (Restriction Fragment Length Polymorphism). A 
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principal limitação dos marcadores RAPD é o baixo conteúdo de informação genética por 
loco. Apenas um alelo é detectado, o segmento que é amplificado, enquanto que as demais 
variações alélicas são classificadas conjuntamente como um alelo nulo. Os marcadores 
RAPD, portanto, comportam-se como marcadores dominantes: os dados têm natureza 
binária (presença ou ausência de fragmentos). Genótipos heterozigotos não podem ser 
diretamente discriminados dos homozigotos (Ferreira & Grattapaglia, 1998).  
A conversão dos marcadores RAPD em SCAR (Sequence Characterized Amplified 
Region), termo cunhado por Paran & Michelmore (1993) para definir marcadores RAPD 
cuja sequência interna tenha sido determinada, permitindo compor primers mais longos, 
ricos em GC (guanina-citosina) e de sequência específica tem sido utilizada para a 
identificação de espécies. Entre as vantagens dos marcadores SCAR, em relação aos 
marcadores RAPD, destaca-se a maior reprodutibilidade, pois a técnica RAPD, quando 
executada sob diferentes condições, tais como qualidade e quantidade do DNA, marcas de 
enzima e de termociclador, pode apresentar variação no perfil amplificado (Jones et al., 
1997). Os marcadores SCAR podem ser utilizados como pontos de referência física do 
genoma, servindo para mapeamento, ou como marcadores genéticos, quando estão 
associados a algum genótipo ou fenótipo de interesse (Mienie et al., 2002; Noir et al., 
2003).  
Nos nematoides das galhas, marcadores SCAR já foram desenvolvidos para identificar 
duas espécies quarentenárias, M. chitwoodi e M. fallax, ou ainda, para separar as três 
espécies: M. incognita, M. javanica e M. arenaria, presentes principalmente em regiões 
tropicais e subtropicais ou em plantios em sistema protegido (Zijlstra, 2000; Zijlstra et al., 
2000; Fourie et al., 2001; Meng et al., 2004). Marcadores SCAR espécie-específicos foram 
definidos para as três principais espécies de Meloidogyne do cafeeiro: M. exigua, M. 
incognita e M. paranaensis (Randig et al., 2002). Recentemente, também foram 
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desenvolvidos primers para as espécies M. izalkoensis Carneiro, Almeida, Gomes & 
Hernández, 2005 e M. arabicida López & Salazar, 1989 (Correa et al., 2013) e M. 
ethiopica Whitehead, 1968 (Correa et al., 2014). Marcadores espécie-específicos foram 
propostos para M. graminicola (Bellafiore et al., 2015; Htay et al., 2016), porém a 
especificidade desses marcadores não têm sido confirmada, como demonstrado por 
Negretti et al. (2017) em seu estudo. 
Adam et al. (2007) desenvolveram uma chave baseada em técnicas moleculares de 
identificação para diagnóstico das espécies: M. incognita, M. javanica, M. arenaria, M. 
enterolobii, M. hapla, M. chitwooodi, M. fallax usando uma combinação dos marcadores 
IGS, SCAR e perfis de RAPD. 
Outras regiões do DNA também foram exploradas para o diagnóstico dos nematoides 
das galhas, entre elas estão a região do DNA mitocondrial (DNAmt) e DNA satélite 
(DNAsat). Os genomas mitocondriais são geralmente pequenos variando entre 12-20kb 
(Brown, 1985; Castagnone-Sereno et al., 2011). Divergências em sequências no DNAmt 
devido a inserções, deleções ou a maiores taxas de mutação comparadas com o DNA 
nuclear (Castagnone-Sereno et al., 2011) proporcionaram o estudo de regiões-alvo para a 
distinção de Meloidogyne spp. (Powers & Harris, 1993; Jeyaprakash et al., 2006). A região 
do DNA ribosssomal (DNAr) tem sido muito utilizada também para estudos das relações 
filogenéticas entre as espécies de Meloidogyne (Castagnone-Sereno et al., 2011). McClure 
et al. (2012) propuseram um novo método de identificação que permite separar M. 
graminis e M. marylandi, e outras espécies relacionadas a gramíneas baseado no RFLP do 
amplificado da região mtDNA. 
Da mesma forma, DNAsats são organizados de forma repetitiva e em tandem no 
genoma, com sequências curtas variando de 70 a 2000bp. Polimorfismo de sequências, do 
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número de cópias e do tamanho no satDNA têm sido explorado para identificar marcadores 
espécie-especificos (Blok & Powers, 2009; Castagnone-Sereno et al., 2011). Alguns 
marcadores específicos utilizando esta região foram propostos por Castagnone-Sereno et 
al. (1995) e por Randig et al. (2009). 
Recentemente, uma nova técnica molecular tem sido adaptada da patologia humana 
para auxiliar na identificação de fitonematoides. A amplificação isotérmica de DNA 
mediada por loop (LAMP), originalmente desenvolvida por Notomi et al. (2000), é um 
método simples e rápido que permite a amplificação do DNA sob condições isotérmicas. O 
ensaio LAMP não requer muita habilidade técnica, mas sim apenas um termociclador. 
Além disso, o produto LAMP pode ser visto a olho nu quando adicionando SYBR Green I, 
de acordo com a mudança de cor e a vareta de fluxo lateral (LFD), semelhante a um teste 
de gravidez. Por ser altamente eficiente e não necessitar de instalações laboratoriais 
especiais, essa técnica mostrou-se promissora na detecção específica e rápida de patógenos 
clínicos (Polley et al., 2013; Lee et al., 2015) e agrícolas (Abd-Elsalam et al., 2011; Tsai et 
al., 2012). No entanto, para nematoides parasitas de plantas, apenas Bursaphelenchus 
xylophilus Steiner & Buhrer, 1934 (Kikuchi et al., 2009), M. enterolobii Yang & 
Eisenback, 1983 (Niu et al., 2012), M. incognita (Niu et al., 2011), M. hapla (Peng et al., 
2017), Radopholus similis (Cobb) Thorne, 1949 (Peng et al., 2012) e Tylenchulus 
semipenetrans Cobb, 1913 (Lin et al., 2016) foram detectados por LAMP. 
Embora as técnicas bioquímicas e moleculares para identificação de nematoides das 
galhas têm sido amplamente utilizadas, ainda não são capazes de identificar todas as 
espécies de Meloidogyne, mas já podem identificar cerca de 40 espécies. Um entendimento 
claro sobre os limites de espécie para esse gênero, assim como mais estudos a partir de 
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coletas de populações de espécies bem identificadas ao redor do mundo ainda são 
necessários (Blok & Powers, 2009).  
Recomenda-se, atualmente, uma diagnose para os NGs baseada em mais de um 
método (morfológico, bioquímico, molecular). 
Espécies de Meloidogyne patogênicas a Oryza sativa 
Aproximadamente 29 espécies de nematoides estão associadas a perdas em arroz 
irrigado (Bridge et al., 2005). Entre elas, espécies de nematoides formadores de cistos 
Heterodera elachista Ohshima, 1974, H. oryzicola Rao & Jayaprakash, 1978, H. oryzae 
Luc & Berdon, 1961, e H. sacchari Luc & Merni, 1963 (Barker et al., 1998; Luc & Merni, 
1963). Apesar da distribuição geográfica dessas espécies ser restrita, perda em rendimento 
de grãos de até 42% foi registrada para H. oryzicola (Ushakumari & Kuriyan, 1982). 
Perdas similares de rendimento foram relatadas após a infecção por H. sacchari, com 
perdas mais severas em condições de sequeiro que irrigada (Babatola, 1983; Coyne & 
Plowright, 2000). 
Hirschmanniella oryzae Luc&Goodey,1964, fitonematoide parasita migratório de 
raízes do arroz, é conhecido por causar redução na formação de panícula em até 60% 
(Hollis & Keoboonrueng, 1984; Bridge et al., 2005). Nematoides do gênero Pratylenchus 
spp. são relatados principalmente em terras altas em arrozais na África, na América do Sul 
e no Sudeste Asiático (Bridge et al., 2005). 
O patógeno foliar Aphelenchoides besseyi Christie 1942, conhecido por causar a 
doença da ponta branca de arroz, é amplamente distribuído em sistemas de cultivo de arroz 
em todo o mundo. O impacto econômico deste nematoide transmitido por sementes varia 
entre regiões, países e localidades (Bridge et al., 2005). O ectoparasita, Ditylenchus 
angustus  (Butler, 1913) Filipjev, 1936, pode provocar danos expressivos a arrozais, 
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especialmente se mudas contaminadas forem transplantadas para uma área de produção 
(Bridge et al., 2005).  
Nove espécies do nematoide das galhas foram relatadas, na literatura, parasitando o 
arroz irrigado, são elas: M. graminicola, M. hainanensis Liao and Feng,1995, M. lini Yang, 
Hu and Xu,1988, M. salasi, M. tritricoryzae, M. sasseri Handoo Handoo, Huettel and 
Golden, 1995, M. oryzae, M. incognita e M. javanica (Brigde et al., 2005). E outras duas 
espécies, M. marylandi e M. graminis, apesar de não terem sido reportadas parasitando 
arroz em campo, foram testadas e mostraram-se capazes de reproduzir em O. sativa 
(Pokharel et al., 2007; Faske & Starr, 2009). 
Essas espécies de NG parasitas do arroz, em sua maioria, possuem descrições pouco 
detalhadas e até mesmo, não traduzidas como é o caso de M. hainanensis, cuja descrição 
não foi traduzida do chinês. Todavia, alguns trabalhos posteriores com MEV, elucidaram e 
complementaram a taxonomia de algumas das principais espécies (Jepson, 1987; 
Eisenback & Triantaphyllou.,1991; Oka et al., 2003). Jepson (1987), em seu estudo sobre a 
identificação de NG, classificou quase todas as espécies do arroz no grupo-graminis. 
Considerado um grupo de difícil diagnose pelas semelhanças morfológicas e 
morfométricas entre as espécies.  
O grupo-graminis engloba espécies que tem preferência por hospedeiras das famílias 
Poaceae e Cyperaceae. As fêmeas, frequentemente, apresentam vulva situada em 
protuberância posterior, provocam galhas pequenas, especialmente em gramíneas. São, em 
sua maioria, espécies partenogenéticas meióticas ou anfimíticas, exceções M. oryzae e M. 
salasi (apomíticas). Características morfológicas como formato e comprimento da cauda e, 
especificamente da porção hialina do J2; morfologia do estilete e bulbos do estilete de 
machos e fêmeas podem ser utilizadas para separar espécies no grupo (Jepson, 1987). 
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Meloidogyne graminicola (Mg) é a espécie mais prejudicial nas diferentes partes do 
globo (Bridge et al., 2005). Em países asiáticos, os produtores de arroz irrigado 
quantificam os prejuízos causados pelo ataque de M. graminicola, na produtividade da 
cultura, entre 11 e 80% (Soriano & Reversat, 2003; De Waele & Elsen, 2007).  
A presença de M. graminicola em lavouras de arroz irrigado foi constatada 
inicialmente nos Estados Unidos em raízes de plantas daninhas (Golden & Birchfield, 
1965), sendo posteriormente encontrado no sistema radicular de plantas de arroz (Golden 
& Birchfield, 1968). Devido ao fato de ser um organismo bem adaptado à sobrevivência e 
multiplicação em áreas inundadas (Prot & Matias, 1995), a sua ocorrência foi 
extensamente relatada nas décadas de 1990 e 2000 nas lavouras de arroz irrigado em vários 
países asiáticos (Padgham et al., 2004; Sobita & Anamika, 2011), além de países norte e 
sul americanos (Soriano & Reversat, 2003; Xu et al., 2004). A presença deste nematoide é 
restrita no continente africano, apenas um relatório técnico menciona a presença de M. 
graminicola na África do Sul (Kleynhans, 1991). Recentemente, a espécie foi relatada pela 
primeira vez no continente europeu, na Itália (Fanelli et al., 2017). 
No Brasil, existem relatos da ocorrência do nematoide das galhas em arroz irrigado 
desde a década de 1980 (Ribeiro et al., 1984). Quanto à espécie, somente nos anos 1990 foi 
reportada a presença de M. graminicola na cultura (Sperandio & Monteiro, 1991). O 
primeiro levantamento do nematoide das galhas em arroz irrigado foi realizado no Estado 
do Rio Grande do Sul (Steffen et al., 2007). Nesse estudo, os autores, detectaram a 
ocorrência generalizada de M. graminicola (Est. VS1) em lavouras da depressão central do 
Estado. Posteriormente, Gomes et al. (2009) relataram a presença de M. graminicola em 
arroz irrigado em Santa Catarina. 
Além de espécies de Oryza, M. graminicola também parasita Alopecurus L., Avena 
sativa L., Beta vulgaris L., Brachiaria mutica Stapf, Brassica juncea (L.) Vassiliĭ 
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Matveievitch Czernajew, B. oleracea L., Colocasia esculenta (L.) Schott, Cyperus 
procerus Rottb., C. pulcherrimus Willd. ex. Kunth, C. rotundus L., Echinochloa colona L., 
Eleusine indica L., Fimbristylis miliacea (L.) Vahl, Fuirena Rottb, Glycine Max (L.) 
Merr., Lactuca sativa L., Monochoria vaginalis (Burm.f.) C.Presl ex Kunth, Panicum 
miliaceum L., P. repens L., Paspalum scrobiculatum L., Pennisetum typhoides (L.)R.Br., 
Phaseolus vulgaris L., Poa annua L., Ranunculus L., Saccharum officinarum L., Sorghum 
bicolor (L.) Moench, Sphaeranthus L., Sphenoclea zeylanica Gaertn., Spinacia oleracea 
L., Triticum aestivum L., e Vicia faba L. (MacGowan & Langdon, 1989). 
Meloidogyne graminicola é igualmente prevalente em arroz de terras altas (sequeiro) 
ou de várzea (irrigado). Em condições de sequeiro, perdas de rendimento provocadas por 
M. graminicola variaram de 20 a 80% (Plowright & Brigde, 1990).  
Há uma grande variabilidade na suscetibilidade à infecção por M. graminicola entre 
genótipos de arroz irrigado, mas até apenas uma resistência genética parcial foi encontrada 
em acessos de O. sativa (Jena & Rao, 1976; Bridge et al., 2005; Prasad et al., 2006; 
Cabasan et al., 2012; Dimpka et al., 2015).  
Resistência em campo para nematoide das galhas M. graminicola, até agora, tem sido 
registrada apenas nas espécies africanas O. longistaminata e O. glaberrima (Plowright et 
al., 1999; Soriano et al., 1999; Bimpong et al., 2010). Embora, alguns acessos de O. 
glaberrima permitam uma reprodução residual de M. graminicola (Soriano et al., 1999; 
Bimpong et al., 2010).  
Meloidogyne graminicola provoca no arroz o sintoma de galhas em formato de 
gancho e massas de ovos internas nas raízes. A postura incomum dos ovos é uma vantagem 
quando o hospedeiro está em condições inundadas. Meloidogyne graminicola é uma 
espécie partenogênica meiótica facultativa na qual a anfimixia pode ocorrer em baixa 
frequência (aproximadamente 0,5%) (Triantaphyllou, 1969).  
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Em estudo recente, várias populações de M. graminicola foram isoladas e 
examinadas quanto a diferenças de morfologia, sequência de DNA, virulência e 
agressividade em cultivares de arroz. Caracteres quantitativos, como o comprimento do 
corpo e o estilete, foram utilizados para revelar a diversidade intraspecífica entre 
populações isoladas do Vietnã (Bellafiore et al., 2015), Nepal, Índia, Bangladesh, 
Tailândia e EUA (Jepson, 1987; Pokharel et al., 2010). Curiosamente, a agressividade, 
avaliada em condições controladas, revelou diferenças significativas entre as 
populações, sugerindo novamente a diversidade intraespecífica (Pokharel et al., 2007). 
Além das diferenças "quantitativas", observou-se uma diferença "qualitativa" entre 
populações isoladas da América do Norte e da Ásia, pois, apesar de uma gama similar 
de hospedeiros, a população americana de M. graminicola não se propagou em várias 
cultivares de arroz em comparação com as populações asiáticas (Pokharel et al., 2010).  
Outros estudos de patogenicidade independentes em uma variedade de hospedeiros 
sugerem que M. graminicola consiste em mais de uma raça. Por exemplo, as populações 
dessa espécie apresentam uma capacidade variável de parasitar o tomate e o milho (Yik 
& Birchfield, 1979; Pokharel et al., 2010; Bellafiore et al., 2015). A compatibilidade 
observada entre M. graminicola e seus hospedeiros é dependente das cultivares. Estes 
dados são consistentes com a existência de diferentes raças de M. graminicola e com o 
conceito de que algumas cultivares em uma espécie vegetal são resistentes a algumas 
populações dessa espécie.   
Outra explicação para a diferença aparente na virulência de algumas populações de 
M. graminicola na mesma espécie de planta poderia ser a existência de um complexo de 
espécies do nematoide (Negretti et al., 2017). As espécies de Meloidogyne do arroz são 
de difícil identificação, com caracteres morfológicos muito vezes sobrepostos e até 
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mesmo fenótipos de enzimas próximos ou mesmo iguais. Isso demonstra a importância 
do desenvolvimento de métodos confiáveis de identificação para os NG do arroz. 
Estudos filogenéticos (ITS) com diversas populações de M. graminicola têm 
demonstrado a existência de diferente haplótipos, sem padrão claro de distribuição 
geográfica, sugerindo uma recente expansão da espécie. Genomas mitocondriais 
completos de dois isolados de M. graminicola das Filipinas e da China foram 
sequenciados recentemente (Besnard et al., 2014; Sun et al., 2014), fornecendo 
informações moleculares potencialmente úteis para estudos de genética populacional e 
evolução da espécie. 
Dentre os nematoides reportados causando danos a plantações de arroz no continente 
americano, além de M. graminicola, estão M. oryzae e M. salasi. 
A espécie M. salasi (Ms), descrita em 1984, foi relatada em áreas de produção de 
arroz na Costa Rica, Panamá (López, 1984) e na Venezuela, provocando graves perdas nas 
lavouras e apresentando altas taxas de reprodução em campo (Sancho & Salazar, 1985; 
Medina et al., 2009, 2011). O perfil de esterase de M. salasi é descrito na literatura como 
VS1, é uma espécie partenogenética mitótica relatada com 36 cromossomos (Esbenshade & 
Triantaphyllou 1985). Até o momento, não há marcadores moleculares para identificação 
dessa espécie. 
Meloidogyne oryzae (Mo) foi detectada pela primeira vez em 1971 no Suriname, 
causando danos a plantas de arroz (Maas et al., 1978). Esta espécie foi novamente 
detectada no Suriname e na Guiana Francesa após a sua descrição por Carneiro et al. 
(2000), utilizando apenas fenótipo de esterase (VS1). A presença da espécie nesses locais é 
questionável, uma vez que a identidade taxonômica  dos isolados  não foi confirmada 
(Carneiro et al., 2000; Negretti et al., 2017).  
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Segeren & Sanchit (1984) ao realizarem um experimento em casa de vegetação com 
várias cultivares de O. sativa, verificaram que todas foram suscetíveis a M. orizae, como 
também, uma redução de 10 a 15 por cento de rendimento. Fimbristylis miliacae e 
Echinochloa cruspavonis (Kunth) Schult. são descritas como excelentes hospedeiras desse  
nematoide, assim como E. colonum (L.) Link, Hymenachne amplexicaulis L., Eleocharis 
R.Br., sorgo e tomate, em contraste com M. graminicola que não se multiplica em 
nenhuma das cultivares de tomateiro testadas (Manser, 1971; Maas et al., 1978). Mo tem 
51-54 cromossomos e um modo de reprodução apomítico (Esbenshade & Triantaphyllou, 
1985). Não há um método molecular espécifico desenvolvido para o diagnóstico de M. 
oryzae. 
Meloidogyne triticoryzae foi descrito pela primeira vez na Índia, onde foi encontrado 
infectando trigo e arroz (Gaur et al., 1993). As ervas daninhas conhecidas como boas 
hospedeiras deste nematoide são C. rotundus, E. colonum, E. crusgalli (L.) P. Beauv, 
Leptochloa coloniculus P. Beauv. e Phalaris minor Retz. (Gaur & Sharma, 1998). Além 
disso, assim como M. graminicola, essa espécie também infecta o trigo. Não há descrição 
na literatura dos perfis enzimáticos para esta espécie. Gaur et al. (2000) mostraram que 
fêmeas de M. triticoryzae da Índia produziam três tipos de ovos: os que possuem J2 que 
eclodem na água, os que eclodem nos exsudatos da raiz do hospedeiro e os que não 
eclodem mesmo na presença de exsudato. A proporção destes três tipos varia com a 
geração, constituindo um excelente mecanismo de sobrevivência em solo, pois a geração 
final produzida em plantas senescentes possui uma grande proporção de juvenis não 
eclodidos do terceiro tipo (diapausa). A diferença entre gerações na eclosão de J2 a partir 
de massas de ovos produzidas em diferentes estádios de crescimento da planta ilustra a 
influência da planta sobre o desenvolvimento e posterior incubação. Isso reflete uma 
mudança de prioridade para a espécie durante a estação de crescimento da planta 
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hospedeira, desde a reinfecção rápida de plantas jovens até a sobrevivência após a 
senescência da hospedeira (Curtis et al., 2009). Além disso, assim como M. graminicola e 
M. oryzae, M. triticoryzae também se mostra bem adaptada a sistema de plantio irrigado 
(Segeren & Sanchit,1984; Kinh et al., 1982; Gaur et al., 2000) 
 As espécies M. hainanensis e M. lini foram ambas descritas na China provocando 
danos em campos de arroz, nas províncias de Hainan (1995) e Guangxi (1988), 
respectivamente. Não há muitos estudos na literatura e até onde se sabe não há relato da 
presença dessas espécies fora do território chinês, sendo as descrições das espécies muito 
limitadas (Yang et al., 1988; Liao & Feng, 1995). 
 As espécies M. marylandi e M. graminis não foram relatadas diretamente no arroz, 
porém em estudos de hospedeiros, mostraram-se parasitas a O. sativa, especialmente M. 
marylandi (Pokharel et al., 2007; Faske & Starr, 2009). Ambas espécies foram descritas 
nos Estados Unidos, M. marylandi já se encontra distribuída por mais de cinco países e M. 
graminis foi recentemente relatada no Brasil, causando danos a campos de golfe no estado 
de São Paulo (Oliveira, 2015). Durante vários anos, M. maryalandi foi erroneamente 
identificada como M. graminis, que foi originalmente descrita como uma espécie de 
Hypsoperine (H. graminis Sledge & Golden, 1964) em uma Poaceae no estado da Flórida. 
Atualmente, essas duas espécies podem ser diferenciadas através da digestão com enzimas 
de restrição da região mitocondrial do DNAr (McClure et al., 2012). 
Caracterização das espécies de Meloidogyne no Sul do Brasil 
O nematoide das galhas tem sido relatado no arroz irrigado no Brasil desde os anos 
1980 (Ribeiro et al., 1984). No entanto, apenas 30 anos mais tarde, a primeira pesquisa 
acerca do controle deste nematoide e da suscetibilidade de cultivares brasileiras foi 
realizada por Steffen et al. (2007). Neste estudo, os autores detectaram ocorrência 
generalizada de M. graminicola (Est.VS1) na região da depressão central do Estado do RS.  
 55 
 
Apesar dos relatos de ocorrência de NG em arroz irrigado no sul do Brasil (Sperandio 
& Monteiro, 1991; Steffen et al., 2007), até o momento existe pouca informação sobre a 
diversidade de espécies de Meloidogyne no arroz irrigado nessa importante região 
produtora. 
Recentemente, Negretti et al. (2017) realizaram um levantamento em campos de arroz 
irrigado nos estados RS e SC, utilizando ferramentas de caracterização bioquímica e 
molecular. Trinta e seis populações de Meloidogyne foram caracterizadas 
bioquimicamente. De acordo com os resultados apresentados pelos autores, dois fenotipos 
conhecidos corresponderam a M. graminicola (fenótipo Est VS1, Rm: 0,70 prolongado a 
partir de Rm: 0,68-0,72) e M. javanica (fenótipo Est J3, Rm: 1,00, 1,20, 1,35); M. 
graminicola foi a espécie predominante em ambos os estados. Três fenótipos atípicos de 
esterase apresentando bandas em arraste e alta atividade enzimática também foram 
detectados nas populações de NG de arroz: Meloidogyne sp. 1 (Est R1, Rm 1,02, que se 
estende desde Rm: 1,0-1,04), Meloidogyne sp. 2 (Est. R2, Rm: 0,85, 0,91, que se estende 





Figura 9: Esquema apresentando os fenótipos de esterase (Est) e malato desidrogenase (Mdh) 
observados em 56 populações de Meloidogyne spp. coletadas em arrozais irrigados do sul do 
Brasil: M. javanica (J3N1), M. graminicola (VS1N1a), Meloidogyne sp.1 (R1N1a), 
Meloidogyne sp.2 (R2N1a) e Meloidogyne sp.3 (R3N1a). Rm: ‘Ratio of migration’ – proporção 
de migração das bandas; N Band: número da banda. Fonte: Negretti et al., 2017.  
 
Populações mistas de Meloidogyne spp. foram detectados em ambos os estados em 
cerca de 44% dos plantios de arroz amostrados pelos autores. Com frequência de 
ocorrência de diferentes espécies de Meloidogyne para o estado de Santa Catarina: M. 
graminicola aprox. 79%, M. javanica aprox. 7%, Meloidogyne sp. 1 aprox. 12%, 
Meloidogyne sp. 2 aprox. 0,6% e Meloidogyne sp. 3 cerca de 0,7%. Para o estado do Rio 
Grande do Sul: M. graminicola aprox. 55%, Meloidogyne sp. 2 aprox. 35% e Meloidogyne 
sp. 3 aprox. 10%. O predomínio de Meloidogyne sp. 2 e Meloidogyne sp. 3 e a ocorrência 
restrita de M. graminicola foram observados em levatamento recente em áreas orizícolas 
do estado do Paraná (Cesar B. Gomes, comunicação pessoal). 
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Análises moleculares complementares e alguns estudos morfológicos premilimirares 
levaram os autores deste trabalho a relatar a existência de um complexo de espécies de 
Meloidogyne em arroz irrigado no Sul do país. 
Chamaram a atenção os resultados obtidos pelos autores através da análise 
filogenética da região ITS, a qual mostrou que todas as populações de M. graminicola 
pertenciam a um único agrupamento. Meloidogyne sp. 2 e Meloidogyne sp. 3 agruparam-se 
com as populações de M. graminicola, sugerindo que elas estão intimamente relacionadas 
e que provavelmente são espécies com partenogênese meiótica facultativa no arroz 
(Castagnone-Sereno et al., 2013). Duas populações de Meloidogyne sp. 1 agruparam-se em 
conjunto com as populações partenogênicas mitóticas obrigatórias, sugerindo que 
Meloidogyne sp. 1 pode reproduzir-se por partenogênese mitótica como M. oryzae 
(Esbenshade & Triantaphyllou, 1985). Neste trabalho, os autores também ressaltaram a 
possibilidade da uma classificação errônea da população de M. oryzae do Suriname, 
estudada primeiramente por Carneiro et al. (2000) e Tigano et al. (2005), uma vez que essa 
população apresentou o mesmo número de cromossomos (aprox. 18) como M. graminicola 
(VS1) e um fenótipo de esterase semelhante (Regina M.D.G. Carneiro comunicação 
pessoal). 
Negretti et al. (2017) testaram marcadores moleculares específicos para M. 
graminicola (Bellafiore et al., 2015; Htay et al., 2016) nas populações purificadas e houve 
amplificação positiva para as demais espécies e não somente para as populaçoes de M. 
graminicola, sugerindo a não especificidade dos marcadores disponíveis. 
 Levando em conta as perdas provocadas por NG e a importância da região Sul para a 
produção nacional de arroz, a correta identificação de espécies de Meloidogyne é de 
extrema importância para a implementação de estratégias de controle em um manejo 
integrado de pragas e doenças (Negretti et al., 2017). Para isso, estudos de caracterização 
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